
























Abstract:  Largely  produced  agri‐food  byproducts  represent  a  sustainable  and  easily  available 










experiments  run  on  natural  and  bioinspired  model  phenolic  polymers  suggested  that  these 
structural  modifications  positively  impacted  on  the  antioxidant  properties  of  lignins  and 















Additionally, banana processing generates  about  9 million  tons of waste per year  [4,5], whereas 










recovery  represents  therefore  a valuable opportunity  [10,11].  In  this  context,  a prominent  role  is 
occupied by phenolic compounds, which are well‐known for their beneficial effects on human health, 
in  the  prevention  of  inflammation  and  oxidative  stress‐related  chronic  diseases  [12–17].  These 
properties have been ascribed in part to their ability to act as potent antioxidants and scavengers of 
free radicals through hydrogen atom/electron donation or metal ion chelation [18–20], which have 
prompted  their  use  not  only  as  food  supplements  [15,21–23],  but  also  as  additives  for 
functionalization of materials  to be used, e.g.,  in biomedicine  [12,24–26], cosmetic  [27–30] or  food 
industry [31–35]. 
On  this  basis,  and  given  the wide distribution  of  natural phenolic  compounds  in  agri‐food 













treatment  have  been  interpreted  in  terms  of  removal  of  the  polysaccharidic  fraction  and 








chemical  degradation  methods,  in  comparison  with  those  occurring  on  model  natural  and 
bioinspired, synthetic phenolic polymers. 
2. Materials and Methods   









s‐triazine  (TPTZ)  (≥98%),  Folin‐Ciocalteu  reagent,  (±)‐6‐hydroxy‐2,5,7,8‐tetramethylchromane‐2‐
carboxylic acid (Trolox) (97%), gallic acid (≥97.5%), ellagic acid, caffeic acid, ferulic acid, vanillic acid, 
4‐hydroxybenzoic  acid  (4‐HBA)  and  3,4‐dihydroxybenzoic  acid  (3,4‐DHBA) were  obtained  from 
Sigma‐Aldrich (Milan, Italy).   
UV‐Vis  spectra  were  recorded  using  a  HewlettPackard  8453  Agilent  spectrophotometer. 
































during acquisition without  cross‐polarization. CP was also  run with non‐quaternary  suppression 
experiment,  rotor  synchronized  “NQS”  refocused  (CPNQS),  to  study  the  intensity  of  different 
heteronuclear dipolar  interactions.  In addition  to CPNQS experiments, CP editing experiment by 
phase  inversion  (CPPI) was  also used,  as  comparison,  analyzing  the  evolution  of dephasing  13C 
signal, depending on the heteronuclear dipolar interaction intensities [73,74]. 
2.2. Preparation of Agri‐food Byproducts 
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The waste part of each agri‐food product was separated from the edible part, rapidly cut into 













The waste materials or  the  tannin samples  (3 g) were  treated with 70 mL of 6 M HCl under 
stirring at 100 °C for 1 h [49,68,70]. After cooling at room temperature, the mixture was centrifuged 
(8247× g, room temperature, 15 min) and the precipitate washed with water until neutrality and freeze 











To  0.3 M  acetate  buffer  (pH  3.6)  containing  1.7 mM  FeCl3  and  0.83 mM  TPTZ,  agri‐food 
byproduct  and  tannin  powders,  before  and  after  hydrolytic  treatment, were  added  (final  dose 
0.00625–0.3 mg/mL)  and  after  10 min under  stirring  at  room  temperature  the  absorbance  of  the 
solution at 593 nm was measured. In the case of PolyCAF and PolyFER, 5–500 μL of a 0.33 mg/mL 
polymer  solution  in DMSO were  added  to  3.6 mL of  the FRAP  solution  and  the mixtures were 
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cooling to room temperature, 10 mL of a 1% sodium dithionite (Na2S2O4) solution were added. After 
addition of 6 M HCl,  the mixture was extracted with ethyl acetate  (3 × 15 mL) and  the combined 






































would suggest  that other  factors  (e.g.,  type of phenols or relative solubility  in  the assay medium) 
might affect the antioxidant efficiency of the materials. For example, pomegranate wastes are rich in 
hydrolyzable ellagitannins such as punicalagin and punicalin, which are endowed with very high 
antioxidant  potency  and  characterized  by  high  water  solubility  [70,82].  Condensed  tannins 
(proanthocyanidins) are instead the main phenolic components, together with small phenolic acids 
and anthocyanins, of grape pomace, which contains also relative high amounts of lignins (17–24%), 
















Pomegranate peel and seeds  0.29 ± 0.04  0.044 ± 0.009  125.6 ± 0. 9 
Apple peel, seeds and core  >1.5  0.0006 ± 0.0007  23 ± 1 
Orange peel and albedo  >1.5  0.0008 ± 0.0002  17 ± 1 
Tomato peel and seeds  > 1.5  0.00046 ± 0.00001    25 ± 3 
Potato peel  > 1.5  0.00023 ± 0.00001  27.7 ± 0.8 
Banana peel  > 1.5  0.0044 ± 0.0002  20 ± 2 
Pineapple peel and stem  > 1.5  0.00141 ± 0.00004  6.4 ± 0.3 
Grape pomace  0.49 ± 0.05  0.0116 ± 0.0007  124 ± 5 
Pecan nut shell  0.137 ± 0.005  0.061 ± 0.002  82 ± 4 
Trolox  0.011 ± 0.001  ‐   
1 Reported are the mean ± SD values of at least three experiments. 2 EC50 is the dose of the material at 
which  a  50% DPPH  reduction  is observed.  FRAP:  ferric  reducing/antioxidant power; DPPH:  2,2‐
Diphenyl‐1‐picrylhydrazyl. 
3.2. Effects of the Hydrolytic Treatment on the Antioxidant Properties of the Agri‐food Byproducts 
































The  results  of  the  FRAP  assay  (Figure  1B)  showed  that  the hydrolytic  treatment was  again 





These  results were  partly  in  accordance with  those  obtained  in  the  case  of  other  agri‐food 
byproducts such as spent coffee grounds or exhausted woods  from  tannin extraction  [49,68], and 
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hydrolyzed  grape  pomace  and  pecan  nut  shell,  pointing  to  substantial  chemical modifications 
induced by the hydrolytic treatment on these agri‐food byproducts, also responsible for the lowering 
of  the  antioxidant  properties  emerging  from  the  DPPH  and  the  FRAP  assay.  Moreover,  no 
correlations were again found between the antioxidant potency and the TPC values, suggesting that 
more complex transformations than the simple removal of the polysaccharidic fraction were induced 
by  the hydrolytic  treatment being responsible  for the different effects observed. To  investigate on 
this, the antioxidant properties of natural phenolic compounds and biomimetic phenolic polymers as 
models of  the main phenolic compounds present  in  the selected agri‐food wastes were evaluated 
before and after the same hydrolytic treatment performed on the agri‐food byproducts. In addition, 








Based on  their easy availability as  industrial products, chestnut and quebracho  tannins were 














tannins  were  dramatically  and  negatively  affected  (Figure  4B).  This  data  would  reinforce  the 
hypothesis that the effects of the hydrolytic treatment can not merely be attributed to the removal of 
the hydrolyzable components  (e.g., sugar moieties)  through glycosidic bond cleavage, but also  to 
chemical modifications  induced  on  the  phenolic  units. No  correlation was  observed,  as  before, 
between  the TPC values  (Figure 4C) and  the antioxidant potency,  since  the hydrolytic  treatment 
determined a decrease of the TPC value for the condensed quebracho  tannins, but an  increase, as 
expected,  in  the  case  of  the  hydrolyzable  chestnut  tannins,  pointing  again  to  the  important 
contribution of several factors (e.g., solubility) as determinant of the antioxidant properties.   
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same  hydrolytic  treatment  adopted  for  the  agri‐food  byproducts.  Both DPPH  and  FRAP  assays 
















UV‐Vis  spectra  of  the  acid‐treated  polymers  (Figure  S1)  were  characterized  by  a  slight 
broadening of the absorption features, concerning particularly the band at 320 nm.   
EPR  spectroscopy has been  recently proven  to be  a promising  approach  to  inquire  into  the 





intensity was apparently much higher  for  the acid‐treated PolyCAF  (Figure 6A) compared  to  the 
starting  sample,  whereas  no  substantial  variations  were  observed  for  PolyFER  (Figure  6B). 
Quantitative determination of the signal amplitudes (B) indicated broader signals for the polymers 
subjected to  the hydrolytic  treatment, especially  in the case of PolyFER,  likely  indicating a higher 
variety of the free‐radical population. Moreover, higher B values could be taken as an indication of 




that  the  hydrolytic  treatment  significantly  affects  the  distribution  and  type  of  the  intrinsic 
paramagnetic centers as a consequence of structural modifications induced in the phenolic polymers.   
 








ppm. These  latter were almost completely suppressed  in  the CP nonquaternary suppression  (CP‐
NQS) spectrum (Figure S2), and hence, attributed to the C‐H carbon of the benzene moiety, whereas 
the signals at 150 and 135–125 ppm, which were not substantially modified in the CP‐NQS spectrum, 
could  be  assigned  to  quaternary  aromatic  carbons.  These  data were  confirmed  by  the CP with 
polarization  inversion  (CPPI)  spectrum  (Figure  S2). Another  remarkable  feature  of  the CP‐MAS 
spectrum of PolyFER was the presence in the aliphatic region of weak but well discernible C‐H carbon 





Figure  7.  13C  CP‐MAS NMR  of  (A)  PolyFER  and  (B)  PolyCAF  before  (top)  and  after  (bottom) 
hydrolytic treatment. 
The major effect of the hydrolytic treatment on the 13C NMR spectra of the phenolic polymers 
was  the almost complete disappearance of  the broad signals at 75–90 ppm  (Figure 7). A possible 
interpretation  is that  the treatment favors aromatization of  the dihydrofuran units responsible  for 















the  IR  spectra  of  potato waste,  pecan  nut  shell  and  grape  pomace,  before  and  after  hydrolytic 
treatment, are shown in Figure 9. As evident also from the subtracted spectrum (hydrolyzed minus 








food  byproducts whose  antioxidant properties decreased  further  to  this  treatment,  that  is  grape 
pomace  and  pecan  nut  shell  (Figure  9B,C),  strongly  underlining  the  major  role  of  lignin  as 
determinants of the antioxidant properties of most plant‐derived materials.   





To  gain  further  information  about  the nature  of  the  chemical modifications  induced  by  the 
hydrolytic  treatment  on  the  agri‐food  byproducts,  the  DMSO‐soluble  fractions  of  the  different 
materials were  analyzed  by UV‐Vis  spectroscopy  and HPLC  after  proper  dilution  in methanol. 
DMSO was chosen as the solvent based on its ability to dissolve a wide range of most polar and non‐
polar natural phenolic compounds [81,95–97]. 
Generally,  UV‐Vis  spectra  showed  an  overall  increase  in  absorbance  after  the  hydrolytic 
treatment (Figures 10 and S4), suggesting the efficient hydrolytic cleavage of phenolic polymers such 








pomegranate wastes  [70,82]  and  confirmed  by HPLC  analysis  of  the DMSO‐extractable  fraction 
(Figure S5). Notably, similar results were observed in the case of chestnut tannins, selected as a model 
of  hydrolyzable  tannins  as  described  above  (Figure  S6).  Formation  of  ellagic  acid would  likely 
account for the increase of the antioxidant properties observed for pomegranate byproducts in the 
DPPH  assay,  given  its  higher  solubility  in  alcoholic  solvents  compared  to  the  water‐soluble 
ellagitannins; on the other hand, the low solubility of ellagic acid in aqueous media would be in line 
with  the not  substantial  improvement of  the  reducing properties determined  in  the FRAP  assay 
(Figure 1). 









to  the  presence  of  condensed  tannins  (Figure  S7A), which was more  intense  for  the  untreated 
materials, suggesting significant degradation of these components perfectly in line with the results 
of the antioxidant assays, showing that the hydrolytic treatment led to a decrease of the antioxidant 
properties  for both samples  (Figure 1). This hypothesis was corroborated by  the similar behavior 
exhibited by condensed quebracho tannins (Figure S7). 
3.4.3. Chemical Degradation Analysis   
In order  to  investigate how  the hydrolytic  treatment affected  the structure of  the main, non‐
extractable phenolic components of the different agri‐food byproducts, these latter were subjected to 
chemical degradation  treatments  commonly used  for  the qualitative  and quantitative  analysis of 
phenolic polymers. These involved alkaline hydrogen peroxide degradation, alkali fusion and acid 
degradation. The first two methods are commonly employed to analyze insoluble and structurally 
complex  phenolic  polymers  such  as  melanin  pigments  and  are  based  on  the  identification  of 






greater  number  of  peaks  than  the  untreated  samples,  suggesting  again  the  occurrence  of 
breaking/cleavage processes at the expenses of high molecular weight components,  leading to the 
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release  of  small  units  more  susceptible  to  the  attack  by  the  chemical  degradation  agents  and 
responsible  for  the  improved  antioxidant  properties.  3,4‐dihydroyxbenzoic  acid  (3,4‐DHBA),  4‐
hydroxybenzoic  acid  (4‐HBA)  and  gallic  acid were  identified  as  the main  chemical  degradation 
products by comparison of the chromatographic properties with those of reference standards. As an 



























of  a  series  of  industrially  relevant  agri‐food wastes,  generally  recognized  as  cheap  and  largely 
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ATR‐FTIR  spectra of  selected  agri‐food byproducts; Figure S4. UV‐Vis  spectra of  the  extractable  fraction of 
selected agri‐food byproducts; Figure S5. HPLC profile of the extractable fraction of pomegranate waste; Figure 
S6. UV‐Vis spectra and HPLC profiles of the extractable fraction of chestnut tannins; Figure S7. UV‐Vis spectra 
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